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Since  the 1950’s,  the global oil demand has  increased  from 11 million barrels per 
day (MBD) to a currently estimated 80 MBD (Wright, 2008). Although the exact year when 















Biofuels,  which  are  fuels  derived  from  a  biological  feed  stock,  are  an  alternative 





and  carcinogenic  aromatics  (Table  1;  Liaquat,  et al.,  2010).      Biofuels  show  significant 
9 
 






Impairs  perception  and  thinking,  slows  reflexes,  causes  drowsiness,  brings  on 
angina, and can cause unconsciousness and death; it affects fetal growth in pregnant 
women and  tissue development of young children.  It has a  synergistic action with 












Low‐molecular  weight  compounds:  Eye  irritation,  coughing  and  sneezing, 






Causing  coughing,  choking,  and  impaired  lung  function;  causes  headaches  and 













Formaldehyde  Eye  and  nose  irritation,  coughing,  nausea  and  shortness  of  breath.  Occupational exposure is associated with risk of cancer 






well‐being.   Bio‐synthesized  fuels contain significantly  fewer harmful compounds such as 
lead,  carbon  monoxide,  and  nitrogen  oxides  because  they  are  not  present  in  biological 
processes that generate the compounds used for biofuel production. Biodiesel and ethanol 





monoxide  using  biodiesel.    Therefore,  using  algal  biofuel  as  a  liquid  transportation  fuel 
should drastically reduce the amount of pollution released into the environment (Carretto, 
et al., 2004). 
   An extensive  study of  air pollution  in  the  congested urban environments of  India 




2005).      Ailments  that  are most  likely  being  directly  caused  by  these  pollutants  include 
chronic bronchitis. 
These  results make  a  bold  case  for  the  need  to  reduce  airborne  pollutants,  and  a 
shift away from conventional fossil fuels is a way to achieve that goal.  Although a complete 
conversion  from  fossil  fuels  to  biofuels  is  a  long‐term  goal,  biofuels  have  already  shown 
significant results in pollutant emission reduction by being blended into traditional diesel 
and gasoline fuels for automotive use (Liaquat, et al., 2010).  Blends of up to 20% biodiesel 
with  petroleum  diesel  fuel  release  noticeably  fewer  fumes,  less  odor,  and  contain 
appreciably lower levels of harmful emissions (Liaquat, et al., 2010).   
1.1.3 Economic Benefits (BM) 
  Commercial  scale  production  of  biofuels  is  costly  in  today’s  economy;  however, 
there  are  still  some  socio‐economic  benefits  from  producing  biofuels  (Rutz  and  Janssen, 
2007).    Biofuel  production  offers  opportunities  for  small  businesses  in  the  exclusive  oil 
industry and overall creation of new jobs.  Furthermore, biofuels can provide supplemental 
income for farms growing biofuel feedstocks (Rutz and Janssen, 2007). 
The  cost  of  crude oil  has been  steadily  rising  for  the  last  decade  (Senauer,  2008).  
Since the global economy is heavily based on crude oil, when the price of a barrel of crude 
oil  rises,  so  does  the  cost  of  other  commodities  (Figure  2).    In  recent  years,  the  simple 
matter  of  supply  and  demand  has  led  to  dramatically  increased  costs  for  fuel  as well  as 
incredible price sensitivity to even the slightest potential to disruptions in supply flow.  As 
discussed  above,  the  use  of  fossil  fuels  also  causes  many  health  problems  and  these 








For  an  energy  source  to  be  considered  as  alternative  and  sustainable,  it  must  be 




biofuel;  however,  there  are  issues  surrounding  using  food  crops  as  a  fuel  source.    Using 






grow  and  thrive.    Light,  water,  carbon  dioxide,  and  inorganic  nutrients  such  as  nitrates, 





  Although  microalgae  have  few  growth  requirements,  there  are  still  problems 
cultivating microalgae on a scale large enough to produce biofuel to replace fossil fuels.  As 
with any living organism, growing controlled mass cultures of microalgae requires a great 
amount  of  nutrients.    Wastewater  has  become  a  promising  source  of  nitrogen  and 
phosphorus  for  mass  cultures  of  algae.    For  example,  Kong  et  al.  (2009)  showed  that 
nitrogen  and  phosphorus  levels  from  wastewater  decrease  over  time  in  algal  cultures, 
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suggesting  the  algae  use  these  nutrients  to  grow  and  that  they  need  an  ample  source  of 










mass  cultures  of  algae  with  high  and  constant  levels  of  CO2.    This  method  requires 
microalgae to be grown in either an open pond or a bioreactor system near sources of CO2 
such  as  coal  fired  power  plants  (Rasmussen,  2008).    The  algae  in  an  open  pond  can 
naturally  fix  the CO2  from  the power plants  as  the  gas  is  passed  over  the pond,  but  in  a 










energy  is  eventually  stored  inside  microalgae  in  the  form  of  lipids.  Although  the  lipid 
biosynthetic pathway has not yet been completely determined for microalgal, research has 








plant  plastids.  Rather,  the  fatty  acids  undergo  further  modification  in  the  plant  cell 
endoplasmic reticulum (ER), resulting  in TAGs,  the precursor of biodiesel.     The Kennedy 





and Zeiger,  2010). Membrane proteins  called oleosins  surround  the oilbodies preventing 
them  from  interacting  with  one  another  by  increasing  their  stability  (Taiz  and  Zeiger, 
2010).    TAG  accumulation  and  oil  body  formation  in microalgae most  likely  follows  the 
same biosynthesis in plants.  
Many  microalgal  species  accumulate  high  levels  of  TAGs  during  their  stationary 
growth phase.  The species Ettlia oleoabundans has been reported to produce up to 56% of 
its dry weight in TAGs (Gouveia et al., 2009).  Microalgae’s ability to produce and store such 
high  volumes  of  TAGs  makes  them  prime  candidates  for  a  renewable  energy  source.  










































Cotton  325 15, 002 100.7 756.9 
Soybean 446 10, 932 73.4 551.6 
Mustard Seed  572  8,524  57.2  430.1 
Sunflower  952 5,121 34.4 258.4 
Rapeseed/Canola  1,190  7,097  27.5  206.7 
Jatropha 1,892 2,577 17.3 130 












order  for  an  energy  source  to  be  considered  sustainable  and  efficient,  the  energy  inputs 
must  be  lower  than  the  energy  outputs  during  the  production  process.    One  method 
currently  dominates  the  microalgae  oil  conversion  process,  transesterification.  Other 
processes, which  hope  to  lower  the  energy  inputs,  are  currently  under  experimentation. 




for  biodiesel.  The  process  known  as  transesterification  converts  algal  oil  into  the 




mixed  with  petrol  diesel  as  Scragg  et  al.  (2001)  has  demonstrated.  During 
transesterification,  the  lipids  in  the  bio‐oil  react  with  an  alcohol  such  as  methanol  to 
produce biodiesel and the by product, glycerol.  This process requires low energy inputs, a 










increasing  biofuel  production  at  lower  energy  inputs.      Research  has  shown  promise  in 
using  the  process  known  as  pyrolysis  to  produce  biofuel  from  algae.    Pyrolysis  converts 
biomass  into bio‐oil  by  thermal decomposition of biomass  feed  in  the  absence of  oxygen 
using temperatures ranging from 450‐500oC (Huang et al., 2009). 
Grierson  et  al.  (2008)  revealed  that  slow  pyrolysis  of  six  different  microalgae 
produced an average of 43% bio‐oils by volume for all species studied.   Furthermore, the 
data  suggested  that  the  energy  required  for  slow  pyrolysis  was  lower  than  the  energy 





than  pyrolysis  for  biofuel  production.  Since  most  microalgae  contain  a  high  level  of 
moisture when harvesting begins, the microalgae usually need to undergo a drying process 
before  being  converted  into  bio‐oil.    When  moist  microalgae  are  subjected  to  high 
temperatures  of  300oC,  pressures  of  10MPa,  and  catalysts  such  as  NaCO3  in  an  aqueous 
solution, the biomass can be directly converted into biofuel (Huang et al., 2009).  Research 




The  biofuels  produced  by  transesterification,  pyrolysis,  or  liquefaction  need  to  be 
high quality fuels in order to be efficient and economical.  If a fuel damages an engine, then 
it will not survive in the market.  Biofuels are graded by six fuel properties: ignition quality, 
cold‐  flow  properties,  heat  of  combustion,  oxidative  stability,  viscosity,  and  lubricity 
(Knothe, 2005).   





to  their  positive  effects  on  fuel  quality.  The  ideal  algal  biofuel  should  contain  or 








important  to  investigate  a  wide  variety  of  algal  sources  to  find  the  optimal  biofuel 
feedstock. The quality of the biofuel is also important for success in the energy market. By 
improving  the  amount  of  the  best  fatty  acids  for  biofuel  production  in  algae,  a  possible 
sustainable and economically feasible energy source can be developed.   
1.4 An Algal Candidate for Biofuel Production: Ettlia oleoabundans (BM) 
  Oil‐producing  algal  species  have  gained  significant  momentum  as  a  potential 
sustainable source of biofuel.  More basic research still needs to be completed on a variety 
of  species  in  order  to  begin  assessing which  species  holds  the most  promise  for  further 
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E. oleoabundans  produces TAGs  in  its  cells.    The major  fatty  acids  produced  by E. 
oleoabundans  are  oleic  acid  (18:1)  and  linolenic  acid  (18:3).    Only  oleic  acid  is  ideal  for 
biodiesel  production  because  it  is  unsaturated  and  has  a  low oxidation  rate,  resulting  in 
high  quality  biodiesel.    Linolenic  acid  is  not  as  desirable  of  a  TAG,  but  it  does  meet 
maximum requirements of  the European Union Standard for biodiesel by containing only 
















compare  oil‐producing  microorganism  growth  rates,  E.  oleoabundans  was  grown  in 
outdoor ponds in Portugal from May through August and produced 0.09gDW/L/day with a 
maximum biomass concentration of 2.0gDW/L (Gouveia and Oliveira, 2008).   In the same 
study,  the  oil‐producing  filamentous  cyanobacteria,  Spirulina  maxima,  grew  at 








Little  research  has  been  done  on  the  fundamental  biology  of  E.  oleoabundans 
including  its  lifecycle  and  ideal  growth  conditions.   When  Gouveia  et al.  (2009)  studied 





CO2  enriched  air  mixture.  It  was  hypothesized  that  as  nitrogen  becomes  limiting,  E. 
oleoabundans begins  using  their  chlorophyll  as  a  nitrogen  source  to  continue molecular 




Sodium nitrate concentration 3 mM 5 mM 10 mM 15 mM 20 mM
Initial NaNO3 
(mM) 
3.23 4.96 10.29 15.58 20.94 
Residual aNO3 (mM) 0 0 0 0.10 4.97 
Maximum biomass concentration (g/l) 1.85 2.37 3.15 2.91 2.70 
Biomass productivity (gDWl−1·day−1) 0.31 0.40 0.63 0.58 0.54 
Biomass yield (g DCW/g N) 40.91 34.13 21.87 13.43 12.08 
Lipid productivity (gl−1·day−1) 0.125 0.133 0.098 0.044 0.038 
 
1.5 Growth Parameters 
As  partially  illustrated  by  the  above  example, many  factors  affect  growth  and  oil 
production of  algae  including  inorganic nutrients, CO2,  temperature,  and  the amount and 
22 
 
quality  of  light.    This  project  focuses  on  two  growth  parameters,  light  intensity  and 
temperature, and how they affect the growth and lipid production of E. oleoabundans. 
1.5.1 Light Intensity (AT) 
Light  is  one  of  the  essential  inputs microalgae  need  to  grow  and  produce  bio‐oil 




Plants  and  algae  absorb  light  energy  through  photopigment  complexes  known  as 
chlorophylls  and  carotenoids  to  power  the  light  reactions  of  photosynthesis  in  the  cell 





center  complexes  embedded  in  the  thylakoid membrane where  the  light  energy  powers 






a  photosystem  electron  transport  chain  (ETC)  and  are  carried  to  PSI.    The  ETC  also 
generates protons, which increase the electrochemical potential gradient inside the lumen 
(Taiz and Zeiger, 2010).   PSI  absorbs  far  red‐light  (700nm)  to  reduce NADP+  to NADPH, 
which  is released  into the stroma and used  in  the dark reactions of photosynthesis  to  fix 
CO2, which can ultimately lead to lipid metabolism (Taiz and Zeiger, 2010). 
The  protons  produced  during  these  steps  diffuse  from  the  lumen  to  the  stroma 
through the enzyme, ATP synthase, due to the electrochemical potential gradient produced 





power  the metabolism  of  organic  compounds  during  a  process  called  the  Calvin‐Benson 
Cycle, the so called dark reactions of photosynthesis.     This cycle occurs in three stages in 





phosphoglyerate  is  phosphorylated  by  ATP  then  reduced  by  NADPH  yielding  triose 
phosphates, which  can be  used  to  synthesize  carbon  compounds  such  as TAGs.  The ATP 








by  the  presence  of  light;  the  more  light  available,  the  higher  the  ratio  of  reduced 












allowing  the  enzyme  to  activate  (Blankenship,  2002). The more  light  available,  the more 
active  is  Rubisco;  however,  the  light  saturation  point  of  Rubisco  has  been  reported  as 
100µmol m‐2 sec‐1 (Campbell and Ogren, 1992). 
1.5.1.4 Function of Light Intensity  
Light  intensity  is a  function of distance  from a  light source.   The  further a point  is 
from  a  light  source,  the  less  intense  the  light  is  because  light  is  emitted  from  a  source 






  Light  intensity  can  be measured with many  different  instruments which measure 
various units of  light.    Irradiance  is  the measure of energy  that  falls at a particular point 
with units of watts per meter square (Wm‐2) (Taiz and Zeiger, 2010).  When experimenting 
with plants, light intensity is usually measured using a light sensor that detects how many 
photons  are  emitted  from  the  light  source per  area.    This  is  called photon  irradiance,  or 




amount  of  light  directly  affects  the  photosynthesis  of  microalgae  (Wahal  and  Viamajala, 
2010). If microalgae are subjected to an excessive amount of light energy for long periods 
of  time,  then  PSII  can  be  damaged;  this  is  known  as  chronic  photoinhibition.  Chronic 
photoinhibition can decrease the photosynthetic rates of the organisms by damaging the D 
Protein of Photosystem  II, which  causes  a malfunction  in  the  electron  transport  chain of 
photosynthetic  systems  (Han et al.,  2000).   The D1 Protein  is part of  the photoinhibition 
repair  cycle,  but  during  prolonged  exposure  to  high  light  intensities,  the  repair  cycle  is 
unable to fix and prevent damage to PSII (Han et al, 2000).  
 In contrast, if microalgal cultures are not exposed to enough light, then lower rates 
of  photosynthesis  can  occur  (Taiz  and  Zeiger,  2010).  Furthermore,  the  density  of  the 
culture  influences  the  amount  of  light,  which  can  penetrate  the  culture;  high  density 




cultures  photoinhibition  can  occur  because  too much  light  enters  (Wahal  and Viamajala, 




light (Table 6). Furthermore,  light  intensity outdoors  is not constant during every part of 
the  day  and  year  so  it  cannot  be  controlled,  only  anticipated.    However,  cultures  grown 
within  indoor  bioreactors  can  be  exposed  to  a  constant  and  controlled  light  intensity 
throughout  the  day  and  year.    It  is  important  to  discover  how  different  light  intensities 
affect  algal  growth  and  lipid  production  to  determine  which  algal  species  may  be 































Further  complicating  the  light  intensity  aspect  of  growing  algae  is  CO2 
concentration.  Each  plant  species  has  what  is  termed  a  CO2  compensation  point,  the 
balance between photosynthesis and respiration where the partial pressure of CO2  in  the 
cell determines  if  the cell  can grow. Below  the compensation point  the cells die, above  it 
cells  will  grow  and  add  biomass.  As  light  intensity  increases,  the  CO2  level  must  also 
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increase  in  order  to  increase  biomass  until  the  upper  limits  of  the  system  are  reached.  





A  number  of  studies  have  shown  the  different  effects  light  intensity  has  on 
microalgae  species  ranging  from  growth  rates  to  total  fatty  acid  content.    For  example, 
Sorokin and Krauss (1957) compared the effects of a wide range of light intensities on six 
species  of  green  algae:  Chlorella  pyrenoidosa,  Chorella  vulgaris,  Scenedesmus  obliquus, 
Chlamydomonas reinhardti, and Chlorella pyrenoidosa.  Each species was grown under light 
intensities ranging from 0‐21523 µmol m‐2 sec‐1 and supplied with 4% CO2 in air mixture.  
Fluorescent  bulbs  provided  the  light  for  0‐258  µmol  m‐2  sec‐1  experiments  and 
incandescent  for the 258‐21523 µmol m‐2 sec‐1 experiments. Temperature was controlled 
by placing the test tubes in water baths.  All experimental strains except for C. pyrenoidosa 
were  only  grown  at  25oC;  however,  C. pyrenoidosa  was  grown  at  25  and  39oC.  Optical 




shaded,  low  light  areas  and  can  potentially  be  grown  in mass  cultures without  suffering 
penalties  from  high  culture  densities.    Furthermore,  the  results  showed  for  the  same 
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species, such as C. vulgaris, that  increasing the  light  intensity did not  increase the growth 
rate.  




sec‐1  to  simulate  dim  light  conditions.    For  each  light  condition,  the  algae  cultures were 
grown both with and without glucose.   The dry weights of  the cultures were determined 
and  the  cultures  grown  in  the  low  light  conditions  exhibited no  autotrophic  growth,  but 
when  supplied  with  glucose,  L.  lagerheimii  cultures  had  a  longer  generation  time  of  60 
hours,  double  the  amount  of  time  the  high  light  cultures    took,  which  was  30  hours  .  
Cultures grew heterotrophically.   When another species, A. quadruplicatum, was grown in 
dim  light with  glucose,  the  generation  time was  55  hours.  High  light  intensity,  however, 
yielded a generation time of 2.9 hours ± glucose.  These results indicated that the growth of 
A. quadruplicatum and L. lagerheimii was  inhibited  at  low  light  intensities,  12.9  µmol m‐2 
sec‐1. 
Solovchenko  et  al.  (2007)  grew  cultures  of  the  fresh  water  algae,  Parietochloris 
incise,  at  three different  light  intensities,  35,  200,  and 400 µmol m‐2  s‐1 in  both nitrogen‐
containing and nitrogen‐deficient media.     The cultures were grown at 25oC and supplied 
with 1% CO2.   Differences  in growth and  total  fatty acids  in  the cultures were measured.  
Their  data  revealed  that  in  nitrogen  containing medium,  cultures  of P. incise  grown  at  a 
high light intensity of 400 µmol m‐2 s‐1 for 14 days produced 50‐200% more fatty acids than 
cultures  grown  at    35  and  200  µmol m‐2  s‐1,  respectively.    At  the  400  µmol m‐2  s‐1 light 





measured the generation  time and relative  total  lipid content (rTLC) of each culture. The 
cultures  were  grown  at  23oC  with  12  hours  of  light  and  12  hours  of  dark.      The  algal 
cultures  reached  their  optimum  growth  rate  and  relative  total  long  chain  hydrocarbon 
content at 175 µmol m‐2  s‐1.   At 175 µmol m‐2  s‐1,  the cultures had  the  lowest generation 
time of 2.5 days while cultures greater of less than 175 µmol m‐2 s‐1 increased in generation 








studied  area,  several  studies  have  provided  some  insights.    For  example,  Bosma  et al., 
(2007)  studied  the  effects  of  light  on  algal  growth  while  also  recording  temperature 
readings.    Their  results  showed  that  when  the  temperature  in  a  bioreactor  growing 
Monodus subterraneus  fluctuated,  changes  in  growth  rate  and  photosynthetic  yield were 
also  observed.    The  data  suggested  there  was  an  ideal  temperature  for  peak  growth.  
Similarly,  when  B. braunii was  grown  at  different  temperatures,  both  growth  and  lipid 
production were affected.   The most rapid growth rate and highest lipid production were 
both achieved at 23°C (Qin, 2005). 





Eppley  (1972) performed a  similar  study on saltwater phytoplankton.   His  results 
showed  that  there  is an upper  limit on  temperature  for algal growth.   Like Goldman and 
Carpenter, Eppley pooled results from a number of sources, and observed a similar trend in 
algal growth and temperature, the growth rate usually increases as temperature increases.  
Above  40°C,  Eppley  discovered  that  phytoplankton  growth  among  a  number  of  species 
plummets,  and  some  decline  closer  to  35°C.    These  results  suggest  that  temperature  is 
indeed an important factor in algal growth, and that the exact relationship can vary greatly 
from species to species with regards to the trend and limits. 
  Bosma et al.,  (2007) hypothesized  that  the  effects of  temperature on algal  growth 
were  a  result  of  an  impact  on  photosynthetic  rates  within  the  algae.    Their  hypothesis 
focused on the rate of enzymatic reactions affected by temperature, so that “At sub‐optimal 
temperatures,  light  was  absorbed  by  photosystems,  but  could  not  be  converted  to 
carbohydrates by enzymes due to lower enzyme activities.” (Bosma et al.,2007). Rubisco is 
a  slower  functioning  enzyme  in  the Calvin Cycle,  and  thus  acts  as one of  the major  rate‐
limiting steps in photosynthesis.  Temperature is known to affect enzymatic activity at both 
extremes.  At  very  low  temperatures,  enzyme  activity  can  be  slowed  due  to  slower 
movements of molecules in the system. Since enzymes are proteins, high temperatures may 
denature the enzyme, resulting in functional failure. Bernacchi,  et al, (2001) demonstrated 
that Rubisco activity  in  leaf  tissue  is actually quite  sensitive  to high  temperatures and  in 





  The  goal  this  project  was  to  determine  the  light  intensity  and  temperature 
conditions  at  which  to  grow  an  oil  producing  species  of  algae  for  high  productivity  of 
biomass and oil yield and composition.  The following hypothesis will be tested during this 
project: 












at  100rpm  to  allow  for  proper  aeration  and  to  prevent  settling  of  the  algae.  BBM  was 
selected as growth media because it was shown in other work done in the lab to promote 
reasonable growth of this species (Yang et al., 2011).  
Every  two weeks,  5mL  of  the  algal  stock  culture was  subcultured  and  inoculated 
into 25mL of BBM.  During every other round of subculturing, a contamination check was 
made  by  streaking  samples  of  culture  onto  Petri  dishes  of  BBM  containing  20g/l  plant 
tissue  culture  agar  (Carolina,  product  number  198206)  and  placed  under  a  cool  white 





would  result  in  the  highest  productivity,  yield,  and  lipid  production,  the  following 
experiments were designed.  Week old cultures for both species were diluted to OD of 0.1 




on  a  rotary  shaker  bed  at  100rpm  until  they  reached  stationary  growth  phase  and 
produced lipids.   The temperatures tested were 5, 15, 25, and 35oC. At each temperature, 
the  light  intensities  investigated were 70, 130, and 200 µmol/m‐2 sec‐1.   Four  flasks were 
individually  measured  and  then  placed  at  each  light  intensity  tested  (Figure  13) 
Preliminary data (unpublished) showed that E. oleoabundans grew faster when there was 





Algal  growth  of  each  culture was  determined  by  OD540  readings.  Samples  of  1mL 
were sterilely collected from each flask and the optical density measured using an Hitachi 
U‐2800 Double Beam Spectrophotometer (model number 122‐002). The OD540 readings for 








Primary productivity  is  the  generation of  organic matter  from  inorganic nutrients 
such as CO2, nitrate and phosphate by plants and algae.  For E. oleoabundans to be a feasible 
candidate for biofuel, the algae need to have high productivity. The primary productivity of 





















Determination  Protocol  (Appendix  D).    This  process  measured  lipid  dry  weight  per  dry 
weight  of  algae.  These  lipid  dry  weights  were  normalized  by  the  volume  of  harvested 
culture and are presented here in terms of lipid concentration (mg/L). 
3. 6 End Media Analysis (AT, BM)    
  Nitrate  and  phosphate  levels  in  the  end  media  were  measured  after  Gravimetric 







(GC‐MS),  (GC:  Agilent  Technologies  7890A  GC  System,  MS:  Agilent  Technologies 
5975CVLMSBWL).    The  dry  extractives  were  methylated.    The  column  used  was  a 
Stabilwax Cat#10623  (30  m x 0.25  mm x 0.25 lm)  with  polyethylene  glycol  as  the 
stationary phase. 
GC‐MS  results  were  used  to  calculate  total  and  specific  fatty  acids  per  extractive 
(w/w) using the following formula: 
ܹ݄݁݅݃ݐ ܨܽݐݐݕ ܣܿ݅݀
ܹ݄݁݅݃ݐ ݁ݔݐݎܽܿݐ݅ݒ݁ݏ ݔ100% ൌ %ܨܣ ݌݁ݎ ݁ݔݐݎܽܿݐ݅ݒ݁ݏ 
Results  were  also  calculated  for  percent  fatty  acid  per  lipids  harvested  from  the 
extraction. 
ܹ݄݁݅݃ݐ ܨܽݐݐݕ ܣܿ݅݀






  To measure  the growth of  the algal cultures,  first  the average OD540 readings were 
converted into cell dry weight measurements (g/L).  At the three highest temperatures (15, 
25,  and  35oC),  and  light  intensities  (70,  130,  and  200  µmol/m‐2 sec‐1),  E. oleoabundans 
exhibited growth (Figure 14).  No growth was observed at 5 oC at any light intensity. Indeed 
cultures  rapidly bleached within about 3‐5 days, with  the  fastest  rate of bleaching at  the 
highest  light  intensity  (data  not  shown).  Interestingly  when  the  5  oC  cultures  were 
subsequently transferred to a shaker at 25 oC, they all recovered and began to grow again 





dry  weights  demonstrated  the  maximum  algal  biomass  harvested  from  each  sample  at 
different  times  under  these  culture  conditions.    Statistical  analysis  did  not  show  any 













days  of  growth,  the  flasks  in  light  intensities  200  and  130  µmol m‐2 sec‐1  in  35oC  began 
bleaching while the flasks at 70 µmol m‐2 sec‐1 were still a healthy green.  The bleaching of 
the  200  µmol m‐2 sec‐1  and  130  µmol m‐2 sec‐1  groups  continued  through  the  rest  of  the 
experiment. At seven days, the cultures at 200 µmol m‐2 sec‐1 were completely bleached and 
cultures  at  130  µmol  m‐2 sec‐1  still  retained  a  slight  yellow  hue.    At  70  µmol  m‐2 sec‐1 
































































Temperature (°C)  15  25  35 * 
Light Intensity 
(µmol/m‐2 sec‐1)  70  130  200  70  130  200  70  130  200 
DW (g/L)  Peak  1.38  1.44  1.29  1.72  1.18  1.57  0.46  0.34  0.31 




Temperature (°C)  15  25  35 * 
Light Intensity  
(µmol/m‐2 sec‐1)  70  130  200  70  130  200  70  130  200 
Productivity  
(DW*L‐1*Day‐1)  1.37  1.43 1.28 1.71 1.16 0.88 0.06  0.05 0.02
Yield  



















each  temperature;  however,  there  is  a  significant  difference  for  these  results  between 
temperatures.  Oil yields are significantly lower for the 35oC cultures vs. the 15oC and 25oC 
cultures. This was expected since the Nile red readings for the 35oC cultures did not extend 
beyond  baseline.    The  15oC  and  25oC  cultures were  not  significantly  different  from  each 
















































































Temperature  15°C  25°C  35°C * 
Light Intensity  




78653  68682 50938 88262 62448 75710 24768  26075 30811
Time (days)  34  29  26  21  15  14  6  6  6 
 
  The changes  in  the relative percentages of  fatty acids  in the extracted oil per algal 
dry mass  and  the extractives per  algae are  shown  in Table 10.    Percent oil  per  algal dry 
mass was calculated for the peak average Nile red result from each condition.  It indicates 
the most oil  that was present  in  the  sample per  algal biomass.    Extractives per  algal dry 
mass  were  calculated  from  the  lipid  dry  weights  recorded  after  gravimetric  analysis.  
Statistical analysis could not be performed on the extractives per algae results because the 
gravimetric  analysis  was  performed  on  pooled  samples  for  each  condition;  n=1.    The 
extractives per algae results for cultures grown at 35oC at 130 and 200 µmol m‐2 sec‐1 were 
not valid and  indicate  some error  in  the extraction process.   The weight of  the extracted 
material was  greater  than  the  calculated weight  of  algal  cells  at  the  end  time point.  The 
likely  cause  for  this  error  is  some  contamination  or  incomplete  separation  during 
extraction. Consequently the oil composition data are also presented as % of total FAMEs. 




Temperature  15°C  25°C  35°C 
Light Intensity  
(µmol m‐2 sec‐1)  70  130  200  70  130  200  70  130  200
Peak %oil/g algae 













extracted  sample  contained  C18:1,  oleic  acid,  which  shows  that  the  best  precursor  to 
biodiesel was produced  in  every  condition.    At  25oC  the  70 µmol m‐2  sec‐1 light  intensity 
was  the  only  condition  that  yielded  C14:0,  C16:1,  and  C18:1,  the  three  fatty  acids  most 
desirable for biofuel production.   The ideal ratio of these fatty acids for fuel production is 
5:4:1  for  C16:1,  C18:1,  and  C14:1,  respectively  (Schenk  et al.,  2008).  The  results  of  this 
study show a ratio of 0.08: 1.16: 0.05.  
The  35oC  extraction  results  have  some  error  from  the  gravimetric  analysis,  as 
mentioned in Section 4.2. Percent lipids per extractives could not be calculated because the 
extractive weights came out to be more than the final cell dry weight for two of the three 
conditions,  leading  us  to  discount  the  17.52%  value  at  70  µmol  m‐2  s‐1  as  well.    GC‐MS 
analysis  still  indicated  that  there  were  lipids  present,  so  those  results  are  presented  in 
terms of percent specific lipids per total lipids detected, ignoring the relationship between 
lipids  and  extractives.    The  dry  extractives  contained more  than  just  lipids  because  the 
extraction  purification  process  also  yields  other  fats  such  as  chlorophyll  (Yang,  2011). 
Furthermore, there is often contamination from cell wall debris.   
  Oil  composition  data  were  also  expressed  as  percent  specific  fatty  acid  per  lipid 
extracted  (Table  12).  This  allowed  a  comparison  between  the  different  conditions  to 
highlight any  shifts  in  the  type of oil produced.   The data  from  the 35oC cultures  further 


























70  0.00  0.00  0.82  0.06  0.03  0.05  0.12  0.14  1.05  0.36  0.11  2.73  20.94 
130  0.00  0.00  2.24  0.15  0.06  0.20  0.35  2.17  2.05  0.95  0.53  8.71  5.99 
200  0.00  0.00  0.53  0.04  0.02  0.06  0.09  0.07  0.45  0.23  0.16  1.65  21.31 
25 
70  0.05  0.00  1.60  0.08  0.00  0.00  0.12  0.35  1.16  0.42  0.07  3.85  5.15 
130  0.00  0.00  3.39  0.00  0.00  0.00  0.36  0.56  2.00  0.49  0.00  6.79  7.59 
















70  0.00  0.00  29.87  2.30  0.93  1.78  4.28  5.08  38.63  13.10  4.03  100 
130  0.00  0.00  25.72  1.75  0.70  2.35  4.03  24.96  23.54  10.87  6.08  100 
200  0.00  0.00  32.08  2.43  0.93  3.44  5.63  4.40  27.53  13.94  9.62  100 
25 
70  1.35  0.00  41.48  2.19  0.00  0.00  3.08  9.02  30.22  10.95  1.72  100 
130  0.00  0.00  49.94  0.00  0.00  0.00  5.32  8.17  29.38  7.19  0.00  100 
200  0.00  0.00  24.54  1.67  1.65  1.00  2.93  4.35  42.16  17.65  4.05  100 
35 
70  2.72  1.24  28.71  1.57  0.00  3.35  1.73  9.16  12.09  29.49  9.92  100 
130  0.00  0.00  52.23  0.00  0.00  0.00  0.00  12.38  35.40  0.00  0.00  100 




  The  results  from  this  study agreed with others performed on oil  producing algae; 
however, since experimental designs differ, such as CO2 supplementation, not all data from 
our experiment are directly comparable to past studies. As previously described, Gouveia 
and  Oliveira  (2008)  compared E. oleoabundans growth  to  other  algal  species  growing  in 





of  0.09  gDW  L‐1  day‐1.    However,  Gouveia  and  Oliveira  (2008)  obtained  a  higher  peak 
biomass of 2.00 gDW L‐1 compared to our highest which was 1.71 gDW L‐1 growing in 25oC 
under  200  µmol  m‐2  sec‐1.    The  differences  in  productivity  and  peak  biomass  may  be 
attributed  to  the  growing  conditions  of  the  cultures  in  the  Gouveia  and  Oliveira  (2008) 
experiment.    Their  cultures  were  grown  in  outdoor  ponds  that  were  subjected  to 
fluctuations  in  temperature  (Figure  17),  whereas  our  cultures  were  temperature 
controlled.  Furthermore,  their  experimental  cultures  received daily  light  dark  cycles  and 




Temperature oC  15  25  35    
Light Intensity 
µmol m‐2 sec‐1 








1.29  1.44  1.38  0.89  1.18  1.72 0.31  0.34  0.46 
2.00 
 
Gouveia  et al.  (2009)  also  analyzed  oil  production  of  E. oleoabundans growing  in 
different amounts of nitrate.  Growing at 30oC under 360 µmol m‐2 sec‐1, in nitrogen starved 
conditions, the greatest peak percent oil per dry mass of algae was 56%, measured by Nile 


















 (µmol/m‐2 sec‐1)  70  130  200  70  130  200  70 130  200  360 
Peak %oil/algae  52.6  55.9  50.8  40.3 44.8  56.7  nd  nd  nd  56% 
 
Although  work  done  specifically  with  E. oleoabundans  is  sparse,  there  are  some 
studies  on  the  effect  of  these  growth  parameters  on  other  algal  species.    For  example, 
Sorokin and Krauss (1957) grew six different algae species, not including E. oleoabundans, 
under  a  wide  range  of  light  intensities  (0‐21523  µmol  m‐2  sec‐1)  and  discovered  that 
increasing the light intensity did not increase the growth rate of algal cultures.  A statistical 
analysis of our data showed there was no significant difference in productivity, yield, and 
peak  biomass  between  E.  oleoabundans  grown under  70,  130,  and  200  µmol  m‐2  sec‐1.  




photoinhibition.  Chronic  photoinhibition  occurs  when  photosynthetic  organisms  are 







al.,  2000).    In  the  35oC  experimental  run,  it  is  possible  that  the  D1  protein  became 
denatured  by  the  high  heat.    If  this  was  the  case,  the  D1  protein  would  not  be  able  to 
prevent photo‐oxidative damage  from  the  continuous  light  at 200 µmol m‐2 sec‐1 and 130 
µmol m‐2 sec‐1, resulting in photoinhibition of these cultures. 




oleoabundans.  In  another  case,  Eppley  (1972)  performed  a  study  on  saltwater 
phytoplankton  growing  at  different  temperatures  and observed  that  there was  an upper 
temperature  limit  for  algal  growth.  All  photosynthetic  organisms  have  an  optimal 
temperature  response.    As  temperature  increases,  the  rate  of  photosynthesis  increases 
until  the optimum  temperature  is  reached.   Once  the  temperature  surpasses  the optimal 
range, the rate of photosynthesis then begins to decline.  This decline may be the result of 
damage  to  the  enzyme  Rubisco.    If  Rubisco,  the  first  enzyme  of  the  Calvin  Cycle,  was 
denatured by high heat,  then the cultures would not have been able to  fix CO2.    For most 
species, growth declined ≥40oC. For some species, however, the upper limit was even lower 
at 35oC.  
 Our  work  in  addition  to  Gouveia  and  Oliveira  (2008),  indicates  that  the  high 
temperature  cut‐off  for  E.  oleoabundans  is  between  30  and  35oC.  Bosma  et  al.  (2007) 
posited  that  the  effects  of  temperature  on  algal  growth  were  a  result  of  an  impact  on 
photosynthetic  rates within  the  algae.  They  concluded  that  at  sub‐optimal  temperatures, 
light  absorbed  by  the  photosystems  could  not  be  converted  into  carbohydrates  because 
enzyme activity declined at  low temperatures.   Bernacchi et al. (2001) also demonstrated 









conclusive  (data  not  shown).  It  has  been  hypothesized  that E. oleoabundans may use  the 
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lipids  it  produces  as  an  energy  source when  the mother  cells  break  open  to  release  the 
zoospores (Yang et al., 2011). 
The  GC‐MS  analysis  of  the  lipids  extracted  from  the  algae  indicated  that  both 
temperature and light intensity affect oil composition.   Although C18:1 was present in all 
of  the  samples,  the  amount  of  C18:1  varied  between  the  conditions.  Overall  lipid 
composition and totals varied between conditions, with 25oC under 70 µmol m‐2 sec‐1 the 
only  condition  to  produce  all  three  desired  fatty  acids  for  biodiesel  production  (C14:1, 
C16:1,  and  C18:1).  At  15  and  25oC,  there  appeared  to  be  a  relationship  between  light 
intensity and double bond formation on the carbon skeleton of the lipids.  At 200 µmol m‐2 
sec‐1  for  both  15  and  25oC,  the  highest  levels  of  C16:2,  C16:3,  C18:2,  and  C18:3  were 










was  denatured  by  high  heat,  then  the  cultures would  not  have  been  able  to  fix  CO2 and 
provide the materials needed to make TAGs. Overall, these results are taken from an n=1, 
so  the  experiment  must  be  replicated  in  order  to  draw  stronger  conclusions.  and more 





to  oil  production.    Furthermore,  cultures  grown  at  light  intensities  between  70  and  200 
µmol  m‐2 sec‐1  did  not  demonstrate  any  significant  variation  in  growth.    Additionally,  E. 
oleoabundans  growth  at  15  and  25oC  was  not  significantly  different.  The  higher 
temperature of 35oC appeared to be beyond the upper temperature  limit  for this species. 









Future  research on E. oleoabundans  should  include more variables  that may affect 
the  optimization  of  growth  and  oil  production  conditions.    Since  CO2  is  vital  for  algal 








production  should  be  measured.  Furthermore,  future  work  should  also  focus  on 
determining the nitrogen levels that result in the optimum growth and lipid production of 
E. oleoabundans.  Also, since GC‐MS analysis indicated that growth conditions have an effect 
on  oil  composition  in  the  algae,  it  is  important  to  determine  the molecular  relationship 
between  light,  temperature,  growth  and  oil  production  in  order  to  fully  control  E. 
oleoabundans.  The  end  goal  of  all  these  future  projects  should  be  to  optimize  growing 
conditions  E. oleoabundans  in  order  to  maximize  growth  and  oil  production,  as  well  as 
produce the ideal mixture of fatty acids for biodiesel production.  This project was only the 




















































































































































25.00 g L‐1 dH2O 10 mL 2.94 x 10‐3M 
CaCl2 • 2H2O  1 g L‐
1 dH2O 
2.50 g L‐1 dH2O 10 mL 1.70 x 10‐4 M 
MgSO4 • 7H2O  3 g L‐
1 dH2O 
7.50 g L‐1 dH2O 10 mL 3.04 x 10‐4 M 
K2HPO4  3 g L‐
1 dH2O 
7.50 g L‐1 dH2O 10 mL 4.31 x 10‐4 M 
KH2PO4  7 g L‐
1 dH2O 
17.50 g L‐1 dH2O 10 mL 1.29 x 10‐3 M 
NaCl  1 g L‐
1 dH2O 







EDTA anhydrous    50 g L‐1 dH2O 4.28 x 10‐4 M 







FeSO4 • 7H2O    4.98 g L‐1 dH2O 4.48 x 10‐5 M 














ZnSO4 •7H2O    8.82 g L‐1 dH2O 7.67 x 10‐5 M 
MnCl2 • 4H2O    1.44 g L‐1 dH2O 1.82 x 10‐5 M 
MoO3    0.71 g L‐1 dH2O 1.23 x 10‐5 M 
CuSO4 • 5H2O    1.57 g L‐1 dH2O 1.57 x 10‐5 M 


















































































































Log  in, click  the Wallac 1420 program on the desktop, select  the appropriate protocol 































4. The  slurry,  together  with  the  beads,  were  transferred  to  a  centrifugation  tube  and 
centrifuged at 5000 rpm for 10 min; 
































0.5g  of  Szechrome  NAS  (Polysciences,  Inc.  cat.  No.  08762‐5g)  dissolve  in  50:50  mL  of 







For control  I  took 1 uL of autoclaved medium (without root  inoculation) and add 249 uL of HPLC 
grad water (final volume 250 uL): all other culture samples I took 10 uL and add 240 uL of HPLC 
grad water (final volume 250 uL) and then each sample add 2.5 mL of 0.5% Szechrome NAS reagent 
mix thoroughly and leave in room temperature for 45 min and then measure OD and 570nm. 
Calculation = concentration value x 1000 
    ‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐ 
    1 for control 
    10 for sample 
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Appendix F 
Procedures for phosphate analysis (from Towler, M.) 
 
Phosphate reagent preparation: 
Solution A: 9.44 mL of H2SO4 dissolve in 108.5 mL of dis H2O,  Then dissolve 0.472 g of ammonium 
molybdate (sigma A7302‐100G) and make up 118 mL with above said solution (i.e. 108.5 mL H2SO4 
with water). 
Solution B: 2.36 g PVP (sigma P2307‐500G) dissolve in 118 mL of dis H2O. 
Then mix solution A and B, then add 0.96 g of Ferrous ammonium sulfate (NH4)2Fe(SO4)2 x 6H2O 
[sigma F1543‐500G]. 
Sample preparation: 
My MS medium 1L contains 170 mg of KH2PO4 which have 69.8% of PO4 i.e. 118.66 mg/L. 
To prepare sample I used following procedure 
Fpr al culture samples I tool 20 uL and add 30 uL of HPLC grad water (final volume 50 uL) and then 
each sample add 1.5 mL of phosphate reagent mix thoroughly and leave in room temperature for 10 
min and then measure OD and 650nm. 
Calculation= concentration value x 1000 
    ‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐‐ 
    20 for sample 
